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Abstract
This dissertation describes the consequences of non-specific binding between cationic nanoparticles (NPs)
and biological materials ranging from persistence length reduction of single actin filaments, to modified
kinetics of myosin V motility, and culminating with correlating THP-1 cell metabolic stress to viscoelastic
changes. The bulk of the thesis (chapters 3-5), utilizes optically transparent polymer-NP composites with
controllable hierarchical roughness to tune the interaction strength between actin filaments and the surface
and impact myosin V kinetics. To generate hierarchical roughness, precise control over the thermodynamics
and dynamics of NH2-functionalized NPs in polystyrene-ran-acrylic acid (SAA) is demonstrated in chapter 3.
In particular, an interplay between aggregation and dispersion of NPs occurs by varying SAA composition,
leading to roughness ranging from a few nms to hundreds of nms and tunable wettability with water contact
angles ranging from 70° to 170°. Chapter 4 describes the relationship between roughness and actin binding
with a model based on the worm-like chain model that weighs the bending energy associated with actin
binding to surface features based on their size and density against the electrostatic potential of the surface. The
model predicts the experimentally observed weakening of f-actin surface binding with increasing roughness,
from immobilized, to side-on wobbly, and eventually end-on. Chapter 5 quantifies how perturbations in actin
structure by electrostatic surface attachment effects myosin V kinetics. Myosin V velocity is slowed by
backward stepping on NP-decorated surfaces. The Michaelis-Menten relationship of myosin velocity versus
[ATP] exhibits a reduction in KM and VMAX explained by a reduced coordination between myosin and f-actin
which causes backwards stepping and an increased ADP affinity. Chapter 7 outlines the method of variable
indentation-rate rheometric analysis by Laplace transform (VIRRAL) which is developed to utilize basic
Hertzian fitting of force curves to measure the viscoelasticity of THP-1 cells. Dextran-lysozyme nanogels
loaded with Ag nanoparticles cause mitochondrial damage which metabolically stresses cells decreasing the
ATP/ADP. Reduced [ATP] increases f-actin concentration and slows intracellular transport making the
cytoplasm stiffer by increasing both low and high-frequency elasticity and the viscosity. Thus, metabolic stress
in THP-1 cells is correlated with proportional increases in viscosity and elasticity, while the relaxation time of
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௞೑ሱሮ 	ܧ ൅ ܲ  .  (1.1) 
The rate of product formation is defined as the reaction velocity, ܸ ൌ 	߲ܲ ߲ݐൗ , and depends on 
the reaction rates and the concentrations of enzyme and substrate.  Under the assumption that 
reaction is in steady state (i.e. ߲ሾܵሿ ߲ݐൗ ൌ 0 and ߲ܲ ߲ݐൗ ൌ ܿ݋݊ݏݐܽ݊ݐ), the reaction velocity is well 
described by the Michaelis‐Menten, MM, relationship,28  
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ܸሺ݄ሻ, ܲሺ݄ሻ ൌ 2ሺ2ߨሻ
ଵ/ଶߝௐ௔௧௘௥ߝ௢
ሺߢܴ஺௖௧௜௡ሻଵ/ଶ ൥߰஺௉்ாௌ߰஺௖௧௜௡݁
ି఑௛ ൅ 0.35߰஺௉்ாௌଶ ൬ 1 െ 2ߝ஺௖௧௜௡ሺߨߢܴ஺௖௧௜௡ሻଵ/ଶ൰ ݁
ିଶ఑௛
൅ 0.35߰஺௖௧௜௡ଶ ൬ ܴ஺௖௧௜௡ܴ஺௖௧௜௡ ൅ ݄൰
ଵ/ଶ












































































































































































































































































































































































































T (oC)  (ho‐hf)/ho  (%)  XtBA to AA (mol%)  Copolymer Composition (wt %)  
135  2.4   ± 0.9  10.0  S59‐tBA39‐AA2 (SAA2) 
155  4.3   ±1.2  17.8  S60‐tBA35.7‐AA4.3 (SAA4) 
170  11.7 ±1.7  49.5  S64‐tBA23‐AA13 (SAA13) 
185  24.6 ±2.1  107.5  S71‐AA29 (SAA29) 


























































































































































  ΔF (Hz)  ΔM (ng/cm2)  Areal Density  τ (s) 
NHS Activation  66.8  1181.8  61.84 /nm2  49.0 ± 3.6 



































































































































































































ܨ௜௡௧ ≅ ݊௣ሺ1 െ ߮ே௉ሻ ቀோ೛௟ ቁ
ଷோ೛మ
ଶே௟మ ൅ ߯߮ே௉ ൤
௟
























 ܦ ≅	 ௞ಳ்଺пఎೞோ೛      (3.4a) 
77 
 
ܦሺ߮௦ሻ ≅ 	 ௞ಳ்଺пఎೞோ೛ ቀ
ே೐మ


























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































ߪറ ൌ ߝ റ݁    .        (6.2) 
For the spring dashpot configuration in figure 6.6 (top), the Laplace transform of the solution to 
the equation of motion yields the frequency response of the standard linear solid system, 
ߝ ൌ ாభாమା௝ఠఎሺாభାாమሻாଶା௝ఠఎ   .    (6.3) 
 E1 and E2 are the low and high frequency stiffnesses of the elastic elements illustrated in figure 






|ߝ| ൌ ටሺாభாమሻమାఠమఎమ	ሺாభାாమሻమ	ாమమାఠమఎమ   ,  (6.4) 
 
that can be directly fit to the data in figure 6.6 (lines in figure 6.6) making it possible to 
experimentally determine E1, E2, and ߟ, the values of which are in table 6.1).  The other 
important parameter than can be extracted from the linear solid model is a relaxation time  ߬ ൌ
ߟ ܧଶൗ  which represents the biomechanical response time of the cell. 
Table 6.1 shows that the Ag and Rd Dex‐Gel treated THP‐1 cells exhibit a greater value 
of E1, E2, and viscosity compared to untreated and Dex‐Gel treated THP‐1 cells.  The increase in 
E1 indicates an up‐regulation of immobile elastic structures within the cytoplasm.  The increase 
in E2 is indicative of stiffening or cross‐linking of more mobile structures, and the increase in 
viscosity suggests a reduction in the mobility of cytoplasmic structures.  The relaxation time 
appears to be conserved in the cell populations independent of state.  The conserved ߬ values 
suggest that the mechanism which causes cells to become stiffer also makes them 
proportionally more viscous.  The scaling of ߬ may be attributed to higher cross linking density of 
cytoskeletal filaments which increases the elastic stiffness and restricts the mobility of small 
molecules within the medium to flow away from stress (i.e. increasing the viscosity). 
Furthermore, E1, E2, and ߟ values are in good agreement with results from AFM based creep 
tests.14‐17 
6.7 Physiological significance of frequency response 
In addition to being spatially heterogeneous, the complexity of the cortex and cytoplasm 
make it difficult to unequivocally relate the three parameters (E1, E2, ߟ) directly to physiological 
processes or cellular components.  E1 physically represents an entropic spring which retains its 
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elasticity independent of time scale. Such stiffness may be attributable to less motile cell 
contents like the cell membrane, intermediate filament networks, and cross‐linked filamentous 
protein networks that reversibly compress but do not translocate on the seconds timescale.  The 
contribution of elastic component E2 occurs when the indentation rate exceeds 1/߬  and thus 
comes from the compression of cytoplasmic materials such as proteins and molecular motors 
which on a slower time scale are able to flow away from the stress.  
Similar values of E1, E2 , and ߟ observed for untreated and Dex‐Gel treated THP‐1 cells 
suggest that Dex‐Gels alone do not alter cytoskeletal structure.  This supports the finding that 
unloaded Dex‐Gels are biocompatible (figure 6.4b).  The result also indicates that the 
mechanical properties of cells are closely linked to their vitality.  A false positive for cell stress by 
AFM (observed stiffening) of this population would indicate that modulus measurements were 
sensing the incorporation of Dex‐Gels within the cell.  This finding supports the sensitivity of 
AFM nano‐indentation to cell state and its utility as a non‐invasive diagnostic tool for evaluating 
large populations of cells with single cell specificity. 
The observed stiffening (increase in |ε|) of THP‐1 cells treated with either Ag Dex‐Gels 
or Rd Dex‐Gels is likely attributable to physical stiffening associated with the metabolic stress 
prevalent in these cells.   Both Ag nanoparticles31 and rhodamine 32 have been associated with 
injury of mitochondria that inhibits ATP regeneration in cells reducing the ATP/ADP ratio in the 
cytoskeleton.31,32  Stiffening in the Rd Dex‐Gel treated cells could be explained by an increase in 
actin polymerization that is known to be induced by a reduction of ATP/ADP and occurs in silver 
and rhodamine exposed cells.22 Subsequently, the increased expression of f‐actin leads to a 
higher elastic modulus of the cytoskeleton primarily discernable in the elastic parameter E1. 
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Filamentous actin has been shown to be the most important cytoskeletal protein in 
determining mechanical stiffness16  and the increase of f‐actin expression associated with a 
decrease in the cytoplasmic ATP/ADP ratio22 links metabolism to mechanical stiffness.   While 
the link established in this work shows that metabolic stress induces a mechanical stiffening in 
cells, the link between metabolism and stiffness can also explain the consistent observation that 
metastatic cancer cells, which are metabolically unregulated are routinely softer than benign 
cells.7  Knocking down actin polymerization by cytochalasin D leads to a ten‐fold decrease in 
stiffness16  from which a reduction in E1, E2, and  ߟ is expected.  Not only will a reduction in f‐
actin reduce E1 and soften the cell, but also the confinement of cytoplasmic components within 
the filament mesh will be reduced leading to a lower cytoplasmic viscosity.  The 10 fold decrease 
in |ε| observed after cytochalasin D treatment also mandates a reduction in E2 in association 
with f‐actin depolymerization.  This suggests that some of the cytoplasmic actin filaments are 
mobile on a time scale proportional to  ߟ ܧଶൗ  ( ~ 100 µs).  At indentation rates greater than  
ܧଶ ߟൗ   
these filaments contribute to |ε|.  Thus, the three key parameters associated with the linear 
solid model are extremely informative correlating cell disease state to metabolism, whereby E1 
is an indicator of the filamentous actin expression and cross‐linking density and E2 and ߟ reflect 
changes in cell dynamics. 
6.8 Conclusions: VIRRAL enables correlation of viscoelastic parameters to cell metabolism. 
This study evaluates the efficacy of Dex‐Gel drug carriers as biocompatible delivery 
agents of small molecule (rhodamine) and nanoparticle (Ag) dosages as well as AFM nano‐
indentation as a potential non‐invasive diagnostic tool for measuring cell health.  Fluorescence 
microscopy shows that Dex‐Gels are incorporated into the cytoplasm of cells and are digested.  
Viability assays indicate that unloaded Dex‐Gels are biocompatible (>95% vitality at 24 h) and 
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that Ag Dex‐Gel treated THP‐1 cells are injured in association with the release of Ag in the 
cytoplasm damaging mitochondria (figure 6.4d). AFM nano‐indentation detects higher stiffness 
in Ag Dex‐Gels and Rd Dex‐Gels  at all indentation frequencies(figures 6.5b and 6.6) while no 
stiffness change is observed for unloaded Dex‐Gel exposed cells compared to unexposed 
(control) THP‐1 cells.  Together these results show that Dex‐Gels are a viable candidate as inert 
drug carriers and AFM nano‐indentation is capable of distinguishing between populations of 
THP‐1 cells which are stressed or unstressed.  The analysis of the frequency dependence of 
modulus is also novel because it shows that viscoelasticity (elasticity and viscosity) can be 
accurately determined from the frequency dependence of modulus measurements from AFM 
nano‐indentation.  This allows for higher throughput and a larger dynamic range in analyzing 
cells as compared to conventional creep tests.  Preforming this test over a larger bandwidth may 
allow more information about the cellular response to be obtained by extending the frequency 
response of |ε| beyond the standard linear solid model.  These experimental results should 
facilitate the development of cell viscoelasticity models that reflect the complexity (i.e., 
organelle level resolution) of stressed and healthy cells. 
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Chapter 7:  Summary and Future Direction 
7.0 Introduction 
The widespread use of nanoparticles in biological applications is on the rise, while an 
understanding of NP toxicology is in its infancy.  Predicting the toxicity of NPs is generally 
synonymous to identifying the biomolecules or organelles that NPs will interact with in the 
dense array of protein, nucleic acid, salt, and lipid inside the cell.  Figure 7.1 outlines the 
experimentally observed effects of NPs on biological material and the predicted resulting 
cytotoxicity.  This dissertation describes effects of non‐specific binding of cationic nanoparticles 
(NPs) to biological material ranging from persistence length reduction of single actin filaments 
(cf. chapter 4), to modified kinetics of myosin motility (cf. chapter 5), and culminating with the 
detection of metabolic changes induced by silver loaded nanogels on THP‐1 cells (cf. chapter 6).  
The experimental techniques range from atomic force characterization of cellular viscoelastic 
properties, down to single molecule tracking of quantum dot labeled myosin V translocation on 
nanoparticle‐immobilized actin filaments by fluorescent imaging with one nanometer accuracy 
(FIONA).  This chapter summarizes the key results in chapters 3‐6 and provides motivation for 
future direction in extending the findings of this dissertation. 
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Figure 7.1: Overview of the bioadverse effects of nanoparticles addressed in this thesis.   
7.1 Summary 
The majority of the biological studies in this dissertation rely on precision roughness 
control of amine‐functionalized NP‐SAA composite films to tune the interaction between the 
surface and f‐actin.  The process for creating these surfaces in described in chapter 3.  
Poly(styrene‐random‐tertbutyl acrylate) thin‐films, 100 nm thick, are converted to poly(styrene‐
random‐acrylic acid), SAA, by thermal annealing at 135 to 200 oC to generate films with AA 
composition ranging from 2% to 29%.  Amine functionalized NPs, 45 nm in diameter, are then 
grafted to SAA films activated with succinimide and swollen in ethanol.  Film composition greatly 
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changes both the thermodynamics and kinetics of the NP grafting process. Namely, NP 
attachment becomes saturated at a monolayer for 4% AA films, SAA4, consistent with NPs being 
unable to sink into SAA4 films.  Greater AA fractions than 4% exhibit NP multilayers and 
hierarchical roughness exceeding 45nm consistent with the thermodynamically favored entry of 
NPs into the SAA.  Quartz crystal microbalance confirms the entry of NPs into SAA13 by 
measuring a deposited mass consistent with more than 3 close packed layers of NPs.  The 
kinetics of NP grafting scale with the fraction of AA and greater AA content leads to faster NP 
interdiffusion.  Highly roughened surfaces are observed for AA content of SAA13 and SAA29, and 
the majority of these surfaces exhibit super hydrophobicity, contact angle > 170o.   
The tunable surface roughness attained by high loading (jamming) of nanoparticles into 
SAA thin films while maintaining optical transparency is applied to study the adhesion of f‐actin 
to NP‐SAA composite coated glass coverslips.  Aggregation of nanoparticles within the SAA 
increases the film scattering which reduces the fluorescent resolution.  By precision 
manipulation of the thermodynamics and kinetics of NP incorporation in SAA films, the RMS 
roughness can be tuned from a few nms to hundreds of nms without compromising surface 
transparency as described in chapter 3.  RMS roughness is shown to modulate actin binding 
strength between immobilized, side‐on‐wobbly, or end‐on attachment of filaments.  Chapter 4 
describes the relationship between RMS roughness and actin binding strength.   The persistence 
length of actin relates the size and spacing of surface features to f‐actin binding strength 
through the worm‐like chain model.  Bends of f‐actin tighter than the persistence length are 
observed more regularly on surfaces with increased actin affinity.  Regular sub‐persistence 
length bends suggest that structural changes in f‐actin are induced by surface attachment.    
To test the degree of f‐actin structural change, myosin V motility is characterized on 
surfaces of varying NP diameter and RMS roughness in chapter 5.  Myosin V velocity is found to 
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be slowed due to an increased frequency of backward stepping which indicates that the inter‐
head coordination of the processive dimer is disrupted on NP‐immobilized actin filaments.  The 
Michaelis‐Menten relationship of myosin velocity vs ATP concentration on NP‐immobilized actin 
shows a reduction in KM and VMAX that is explained by backwards stepping and an increased ADP 
affinity of the actomyosin complex.  Both backwards stepping and increased ADP affinity can be 
explained by a reduced coordination between myosin and actin caused by structural 
disturbances in actin resulting from NP‐actin binding.  Limited coordination of actomyosin 
reduces the nucleotide byproduct release of myosin that is directly linked to the structural 
changes associated with the force‐generating power‐stroke of myosin.  The results show that 
non‐specific absorption of protein to cationic NPs can decrease protein catalytic activity.  The 
induced kinetic changes of the actomyosin interaction investigated in chapter 6 are a 
mechanism by which intra‐cellular association of actin with cationic NPs would negatively 
impact transport efficiency and may induce metabolic stress.   
 A slowing down of molecular motors would manifest as an effective viscosity increase 
at the periphery of the cell where myosin dominates vesicular transport and actin filaments are 
a dense meshwork.  Local viscoelastic changes may be detectable externally through nanoscale 
indentation by atomic force microscopy, however methods sensitive enough to probe local 
viscoelasticity within cells are lacking.  Chapter 7 outlines the method of variable indentation‐
rate rheometric analysis by Laplace transform (VIRRAL) which is developed to utilize basic 
Hertzian fitting of force curves collected at different rates to extract the frequency dependent 
viscoelastic modulus by fitting modulus versus indentation frequency to the standard linear solid 
model.  The utilization of novel drug carriers, Dex‐Gels, to coat Ag nanoparticles, leads to the 
rapid ingestion of AgNPs by THP‐1 cells and subsequent mitochondrial damage which 
metabolically stresses cells and decrease cytoplasmic ATP concentration.  The ATP decrease 
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leads to increased f‐actin concentration and slowed intracellular transport which is detected as 
an increase in complex modulus of the cytoplasm of the THP‐1 cells.  The low‐frequency elastic 
term and the viscous term increase in metabolically stressed THP‐1 cells in correlation with 
increased f‐actin expression and while the fundamental relaxation time of the cell, , remains 
conserved as viscous and elastic changes scale proportionally. 
7.2 Future work 
  In this dissertation, the cornerstone techniques of materials science and physiology are 
combined to study perturbations in molecular motors kinetics induced by nanoparticle‐
decorated surfaces.  Recent developments in single molecule tracking software has enabled 
routine measurement of diffusion coefficients from single‐molecule trajectories in‐vivo.1 
However, these techniques have not been applied to study NP toxicology, in‐vivo molecular 
motility, or polymer‐NP interdiffusion.  Directly analogous to the fluorescence techniques 
utilized in this dissertation to measure NP‐induced changes of myosin V kinetics, diffusive 
tracking in‐vivo has the propensity to directly detect in intracellular transport associated with NP 
toxicology by tracking molecular motor translocation in‐vivo.  Performing simultaneous 
viscoelastic measurements on cells using the VIRRAL technique, while tracking molecular 
motility in‐vivo will enable the correlation between molecular motor activity and viscoelasticity.  
To date, studies of this sophistication have yet to be realized.  These studies will enable direct 
correlation between viscoelastic parameters, E1, E2, and with intercellular transport 
phenomena such as molecular motor density, and ݒሺሾܣܶܲሿሻ analogous to chapters 5 and 6. 
7.3 Concluding remarks 
  Looking forward, there is a great deal to be investigated regarding the interaction of 
nanomaterials with biological molecules.  While the widespread use of nanoparticles in 
161 
 
sunscreens, cosmetics, and pharmaceuticals, makes their contact with people an everyday 
affair, identifying the toxicological effects of NPs has been lagging.  Progress is ongoing to 
dissect the fundamental physical parameters of NPs that lead to cellular injury through both in‐
vivo and in‐vitro studies.  While in‐vitro studies lend themselves to a high degree of spatial and 
temporal resolution and precision control over environmental conditions, correlating in‐vitro 
results, such as NP‐induced loss of enzyme activity, with observed cytotoxicity is not 
straightforward.  Conversely, in‐vivo studies enable the direct observation of cytotoxicity by NPs, 
but dissecting the mechanism is not always possible due to the complex environment of the 
cytoskeleton and limitations in tracking or measuring intercellular properties.  Thusly, the new 
techniques explored in this study, such as the hierarchical topography, fluorescent imaging in 
one nanometer accuracy (FIONA), and variable indentation‐rate rheometric analysis by Laplace 
transform (VIRRAL), can be applied simultaneously to correlate molecular motor dynamics with 
NP toxicology, or track diffusion of NPs within cells while simultaneously probing for changes in 
viscoelastic properties.   Furthermore, tracking of NPs in polymer matrices at sub‐diffraction 
resolution has the propensity to directly test models for polymer‐NP interdiffusion, namely, NP 
“hopping” diffusion and/or the existence of faster polymer chain dynamics at the interface of a 
polymer film. 
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Appendix 1: Supporting Information for 
Chapter 5 
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Figure A1.1: Step Size distributions of myosin V on surfaces of different DNP. 
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Figure A1.2: Dwell time distributions of myosin V on surfaces of different DNP. 
 
Figure A1.3 Comparison of fits to data with and without KM fixed. Thin lines shows fit to 
backwards stepping only, where by KM and VMAX are fixed to control values compared to thick 
lines where KM is allowed to change. 
165 
 
 
Table A1.1: Summary of fit parameters where KM and VMAX are held constant. The 
approximation of backwards step percent from velocity data when KM does not change.  (Fit 
curves are shown by the thin lines in figure A1.3). 
 
Table A1.2: Summary of data collected on NP‐decorated surfaces. 
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Table A1.2: Summary of fit parameters on NP‐decorated surfaces. 
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Appendix 2: Supporting Information for 
Chapter 6 
 
Figure A2.1: THP‐1  cell shape.  The shape of THP‐1 cells treated with different Dex‐Gels is 
shown by analysis of 150x optical microscopy.  Cells are imaged and classified as spoke‐like, 
elonaged, or normal.   THP‐1 Cell, N = 104; Dex‐Gel, N=78; Rd Dex‐Gel, N=52; Ag Dex‐Gel, N = 95.  
The experiment was performed in duplicate and averaged from which standard deviations (error 
bars) were determined. 
 
Table A2.1: Fit parameters for log‐normal distributions in figure 5a. 
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Table A2.2: Fit parameters for log‐normal distributions in figure 5b. 
 
Figure A2.2: Exemplary indentations and Hertz model fits for THP‐1 cells.  a‐d. Force (cantilever 
deflection*spring constant) is plotted vs indentation depth (Z‐sensor) at the 4 different scan 
velocities (200 nm/s, 500nm/s, 1000 nm/s, 10000 nm/s) used to probe THP‐1 cell modulus.  a. 
At 200nm/s the minimum realistically obtainable hysteresis is observed while the force reached 
at A=500nm is around 600pN.  b. At 500 nm/s the hysteresis is larger than at 200 nm/s and the 
force realized increases to just under 1 nN.  C. At 1000 nm/s the hysteresis has increased from 
lower values and the force realized is just above 1 nN.  d. At 10000 nm/s the hysteresis does not 
change significantly with  ~ 1000nm/s changes in velocity and the maximum reliable velocity is 
observed.  The force realized is near 1.5 nN and a slight separation between indentation and 
retraction indicates hydrodynamic forces on the cantilever will be prohibitive of obtaining 
reliable results at increased tip velocities. 
 
 
 
